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O lagostim invasor Procambarus clarkii foi introduzido em diversos países, causando 
modificações importantes nos ecossistemas. A espécie é notável por sua plasticidade 
ecológica, hábito generalista, reprodução rápida e resistência a diversos fatores 
ambientais. Entre esses fatores, destacamos a resistência à hipóxia, que em crustáceos 
está associada à produção de energia através de fermentação láctica. O metabolismo de 
fêmeas, machos reprodutivos e não-reprodutivos de P. clarkii coletados em São Paulo, 
Brasil, foi analisado na busca de variações sazonais e indicativos de resistência à 
hipóxia. Para tal, foram quantificados níveis de glicose, lactato e ácido úrico 
hemolinfáticos, bem como níveis de glicogênio, proteínas totais e TBARS e atividades 
das enzimas SOD e GST em brânquias e músculos do quelípodo. Os resultados 
mostraram aumento nos níveis de glicose e glicogênio e de atividade da SOD e GST no 
inverno, possivelmente indicando uma maior atividade alimentar nesse período. No 
verão, esses níveis mostraram declínio, resultantes da demanda energética para a 
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reprodução. Uma proporção maior de proteínas nos tecidos quando comparada com o 
glicogênio indicam uma dieta baseada no consumo de proteínas principalmente no 
verão e de carboidratos no inverno quando consideramos os valores de glicose na 
hemolinfa e de glicogênio nos tecidos estudados. Níveis de TBARS diminuíram nas 
brânquias no inverno, possivelmente devido ao aumento das defesas antioxidantes 
(SOD e GST). Adaptações à hipóxia como capacidade de manter altos níveis de lactato, 
glicose e ácido úrico hemolinfáticos e atividades elevadas de SOD e GST nos tecidos 
podem ser decorrentes do hábito escavador deste lagostim. 
 



















O lagostim Procambarus clarkii (Girard, 1852) (Crustacea, Decapoda, 
Cambaridae) é uma espécie nativa da América do Norte, presente na região sul dos 
Estados Unidos e nordeste do México. É uma espécie escavadora que constrói túneis 
nas margens dos lagos, com aberturas geralmente simples, mas podendo ter chaminés; a 
profundidade das habitações é variável, em alguns casos alcançando o lençol freático 
(Correia & Ferreira, 1995; Souty-Grosset et al., 2014). O animal costuma sair à noite 
para forragear, sendo que os túneis são utilizados principalmente para evitar predação, 
desidratação, condições ambientais desfavoráveis e como local de proteção para fêmeas 
ovígeras (Gherardi et al., 2000; Loureiro et al., 2015A). Uma de suas características é o 
dimorfismo sexual (Fig.1), com machos apresentando dois fenótipos que se alternam: os 
machos reprodutivos (machos 1), os quais possuem o órgão copulador mais calcificado 
e espinhos nas bases dos 3º e 4º pares de pereiópodos; e os machos não-reprodutivos 
(machos 2) cuja calcificação do órgão copulador é menor e os espinhos estão ausentes. 
As fêmeas possuem uma estrutura chamada annulus ventralis, com função de receber o 
espermatóforo do macho. O annulus ventralis e a alternância de morfotipo entre os 
machos são características da família Cambaridae (Laufer et al., 2005; Loureiro et al., 
2015A). 
Devido a sua utilização na culinária, esta espécie foi introduzida em diversos 
países, podendo ser encontrada inclusive no Brasil, no estado de São Paulo onde a sua 
porta de entrada foi principalmente por seu uso em aquarismo (Magalhães et al., 2005, 
Loureiro et al., 2015B). Procambarus clarkii apresenta grande plasticidade ecológica, 
possuindo uma alimentação generalista, baseada no consumo de diversos animais e 
detritos vegetais, e possui uma alta taxa de reprodução (Cronin, 1998; Loureiro, et al., 
2015A). Também é resistente e capaz de tolerar um espectro amplo de diferentes 
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condições ambientais, como salinidade (Bissattini, 2015), temperatura (Veselý et al., 
2015) e concentração de oxigênio (Bonvillain et al., 2012). Tais características 




         
Fig. 1 - Diferentes morfotipos encontrados em Procambarus clarkii. A: Macho de morfotipo 1 
(reprodutivo) com órgão copulador bastante calcificado e ganchos nos 3º e 4º pereiópodos 
(seta). B: Macho do morfotipo 2 (não-reprodutivo), com órgão copulador menos calcificado e 
sem ganchos nos pereiópodos. C: Fêmea com annulus ventralis, estrutura que recebe o 
espermatóforo. (Modificado de Loureiro et al., 2015A). 
 
 
A espécie tem uma capacidade de alterar os ecossistemas, uma vez que, 
possuindo um comportamento agressivo e uma alimentação generalista, afeta diferentes 
níveis tróficos das cadeias alimentares, alterando a composição de espécies e a 
diversidade do ambiente que invade (Loureiro et al., 2015A; Rodríguez-Pérez et al., 
2016). Seu comportamento escavador tem implicações na turbidez da água, erosão das 
margens e composição de espécies de macrófitas (Rodríguez et al., 2003) e, por isso, é  
referida como engenheira de ecossistema. Adicionalmente, P. clarkii é hospedeiro de 
diversos patógenos, podendo-se destacar o fungo de carapaça Aphanomyces astaci, o 
A B C 
5 
 
qual representa uma ameaça a crustáceos nativos devido a sua letalidade (Loureiro et 
al., 2015A; Chucholl, 2016; Peiró et al., 2016). 
Uma vez que na água as concentrações de oxigênio são menores do que no ar, e 
a difusão do gás também é mais lenta, este se torna um fator limitante para organismos 
aquáticos. Desta forma, são mais comuns variações de oxigênio na água, e os 
organismos ali presentes podem ser submetidos a períodos de hipóxia (Hill et al., 2008; 
Moyes & Schulte, 2008). Apesar da resistência à hipóxia ser bastante variável entre os 
crustáceos, sendo as espécies escavadoras as mais resistentes (Vernberg, 1983; 
Lawniczak et al., 2013), algumas estratégias são encontradas em vários grupos, 
especialmente em decápodos. Uma delas é a utilização do metabolismo anaeróbico, 
principalmente pela fermentação láctica (Childress & Seibel, 1998), uma via que inicia 
com a utilização de glicose para gerar 2 ATP e piruvato, este último sendo convertido à 
lactato. De fato, muitos crustáceos quando submetidos à hipóxia, apresentam aumento 
nos níveis de lactato circulantes, como em Parastacus defossus e P. brasiliensis (Silva-
Castiglioni et al., 2010) Neohelice granulata (Oliveira et al., 2004) e Cherax destructor 
(Morris & Callaghan, 1998). Essa via depende de altas concentrações de glicogênio, 
polissacarídeo usado como reserva de glicose, que em crustáceos pode ser encontrado 
em diferentes órgãos e tecidos, como hepatopâncreas, músculos, brânquias, coração e 
hemócitos (Hochachka & Somero, 2002). Por isso, animais resistentes à hipóxia tendem 
a apresentar maiores concentrações de glicogênio nos seus tecidos (Childress & Seibel, 
1998). Carboidratos, lipídios e proteínas podem ser utilizados como fonte de energia por 
caminhos aeróbios, através de sua oxidação, mas em condições de déficit ou ausência de 
oxigênio, os organismos são restritos ao uso de carboidratos e poucos aminoácidos 
como combustível fermentável (Storey e Storey, 2004). Considerando tais aspectos, as 
proteínas podem ser clivadas para liberação de aminoácidos, embora poucos possam ser 
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aproveitados em condições anaeróbicas. Os músculos constituem a principal fonte de 
proteínas nos crustáceos (Oliveira et al., 2007; Powell & Watts, 2010), e estas também 
são utilizadas para formação de ácido úrico, que apesar de não ser a principal excreta 
nitrogenada em crustáceos, atua como um importante antioxidante não enzimático e 
possui um papel na regulação da afinidade da hemocianina pelo oxigênio (Morris et al., 
1985).  
Uma vez que os níveis de oxigênio voltem a aumentar, ainda é preciso ter 
adaptações para evitar danos durante a reoxigenação dos tecidos, decorrentes da 
formação acentuada de espécies reativas de oxigênio, uma vez que nesse período a 
captação de oxigênio é aumentada e os tecidos possuem um grande aporte de oxigênio 
(Oliveira et al., 2005). Outro motivo para essa formação de espécies reativas de 
oxigênio se deve pelo acúmulo de elétrons na mitocôndria durante a hipóxia, provindos 
da oxidação de produtos energéticos. Esses elétrons prontamente oxidarão o oxigênio à 
ânion superóxido durante a reoxigenação dos tecidos (Lawniczak et al., 2013). Logo, 
enzimas do sistema antioxidante devem ser eficientes para proteger o organismo do 
dano oxidativo durante essa fase. A superóxido dismutase é uma das principais dessas 
enzimas, sendo responsável por metabolizar o ânion superóxido, produzindo no 
processo peróxido de hidrogênio, que será substrato de outras enzimas, como a catalase 
e a glutationa peroxidase. Em P. clarkii, essa enzima é mais expressa no 
hepatopâncreas, nos hemócitos e nas brânquias (Meng et al., 2013). A enzima 
glutationa S-transferase atua ligando glutationa, um tripeptídeo, à moléculas 
potencialmente danosas, diminuindo sua toxicidade e facilitando sua excreção. Em P. 
clarkii, essa enzima está mais presente em tecidos em contato com o ambiente, como as 
brânquias e a glândula antenal (Almar et al., 1988; Jewell et al., 1989). Dentre os danos 
que o estresse oxidativo pode causar, a lipoperoxidação é um dos principais e mais 
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conhecidos, podendo ser mensurada através da quantificação de TBARS (substâncias 
reativas ao ácido tiobarbitúrico), sendo que os níveis dessas substâncias podem 
representar o estado oxidativo em qual o organismo se encontra (Oakes & Van Der 
Kraak, 2003). Durante a fase de recuperação é necessário também reestabelecer as 
reservas utilizadas e eliminar ou metabolizar o lactato produzido, que em altas 
concentrações se torna tóxico. A eliminação pode ocorrer pela excreção; e a 
metabolização pela transformação do lactato de volta à substâncias de reserva, como 
glicogênio através da via gliconeogênica, ou pela sua completa oxidação até ATP 
(Ellington, 1983; Oliveira et al., 2004). 
Tais parâmetros fisiológicos sofrem influência de diversos fatores que não 
apenas hipóxia, como por exemplo, temperatura, salinidade, fotoperíodo, presença de 
poluentes e disponibilidade de alimento afetam o metabolismo dos animais (Kucharski 
& da Silva, 1991; Oliveira & da Silva, 1997; Pinheiro & Oliveira, 2016). Também, a 
reprodução demanda um custo elevado, e por isso esperam-se diferenças metabólicas 
nas estações reprodutivas; por exemplo, nessas estações as reservas de glicogênio 
podem ser consumidas e relocadas para as gônadas para a gametogênese e vitelogênese 
(no caso das fêmeas), ou então utilizadas durante períodos de cuidado parental (Oliveira 
et al., 2007; Silva-Castiglioni et al., 2007, 2012). Isso faz com que o metabolismo 
apresente diferenças sazonais, tanto circadianas quanto circanuais. Pode haver também 
diferenças entre machos e fêmeas, uma vez que o comportamento e o investimento 
energético na reprodução e no crescimento podem ser distintos para cada sexo (Oliveira 
et al., 2007; Braghirolli et al., 2016). Espera-se então, que tais diferenças sazonais e 
sexuais possam ser detectadas quando comparados os diferentes sexos e as estações 
mais distintas entre si: inverno e verão. 
8 
 
Trabalhos com P. clarkii mostram que a espécie é resistente a hipóxia, e que em 
tais condições apresentam um aumento da glicemia e lactato circulante, e respostas 
como aumento da afinidade da hemocianina, hiperventilação, diminuição do 
metabolismo e do crescimento (Mauro & Thompson, 1984; Bonvillain et al., 2012; 
Bonvillain et al., 2015). Porém, não existem informações a respeito do efeito causado 
em outros tecidos e em outros marcadores metabólicos, como aqueles ligados ao 
sistema antioxidante, que responde à condições de hipóxia/reoxigenação (Oliveira et al., 
2005; Parrilla-Taylor & Zenteno-Savín, 2011; Lawniczak et al., 2013). Logo, foi 
analisado neste estudo o perfil metabólico de Procambarus clarkii para verificar sua 
sazonalidade e sua relação com a resistência à hipóxia. Esses dados fornecerão 
informações a respeito da espécie que poderão contribuir na compreensão da invasão e 
delineamento de estratégias de manejo. 
 
4. Materiais e Métodos 
4.1 Local e Coleta 
 As coletas foram realizadas no Parque Estadual Alfredo Volpi (23º35’16’’S 
46º42’09’’W), no município de São Paulo, em dois momentos: uma no verão e outra no 
inverno. Os indivíduos foram capturados com o uso de armadilhas iscadas (Fig.2), 
sendo utilizados 30 fêmeas, 28 machos reprodutivos (M1) e 19 machos não-
reprodutivos (M2) no verão; e no inverno, 30, 13 e 20 animais, respectivamente. A 
concentração de oxigênio (mg/L) e a temperatura (°C) foram medidas com o uso de 
oxímetro, no momento de colocar (fim da tarde) e de retirar as armadilhas (manhã do 




Os animais capturados foram pesados com o uso de pesola (200g, com precisão 
0,3mg). A hemolinfa dos animais foi retirada no local de coleta, por punção das 
articulações dos pereiópodos, com o uso de seringas de insulina, contendo oxalato de 
potássio (10%) como anticoagulante. Após a retirada da hemolinfa, os indivíduos foram 
sacrificados por congelamento. Posteriormente, os indivíduos foram dissecados para a 
retirada das brânquias e do músculo dos quelípodos. Os tecidos e a hemolinfa foram 
armazenados em microtubos e congelados em freezer a -20oC até a determinação dos 
metabólitos.  
A                                                             B   
   
C                                                             D 
   
Fig. 2 – A: Lago do Parque Estadual Alfredo Volpi em que foi realizada a coleta. B: 
Armadilhas utilizadas na coleta. C: Interior da armadilha com indivíduos coletados. D: 
Indivíduo de Procambarus clarkii coletado (Fotos A e D de Artur Antunes Valgas e fotos B e 






4.2 Quantificação dos Metabólitos 
Foram utilizados kits comerciais para a determinação dos níveis de metabólitos 
na hemolinfa (glicose, lactato e ácido úrico de todos os indivíduos) e nos tecidos (10 
indivíduos para glicogênio e proteínas totais e 10 indivíduos para parâmetros do balanço 
oxidativo), por uso de espectrofotômetro (CARY 3E-UV-Visible Spectrophotometer 
system- Varian). Os marcadores na hemolinfa foram analisados em simplicata, nas 
brânquias em duplicata, e nos músculos dos quelípodos foram agrupados em pools 
contendo todos os indivíduos para cada categoria e quantificados em quintuplicata. 
 
4.2.1 Glicose 
 Os níveis de glicose foram determinados através do método da glicose oxidase, 
que catalisa a reação da glicose formando peróxido de hidrogênio. Este reage com o 4-
aminoantipirina a fenol através da ação de uma peroxidase, formando uma 
antipirilquinona de coloração vermelha, que é proporcional a quantidade de glicose (Kit 
BioTécnica). A glicose foi expressa em mg/dL de hemolinfa. 
 
4.2.2 Lactato 
Os níveis de lactato foram obtidos utilizando-se a desidrogenase láctica (LDH) 
para catalisar a transformação de lactato a piruvato, processo onde o NAD+ é reduzido à 
NADH. O aumento da absorbância pela formação do NADH é usado para medir a 







4.2.3 Ácido Úrico 
O ácido úrico foi medido pela sua oxidação pela uricase a alantoina e peróxido 
de hidrogênio, sendo que este último, na presença da peroxidase, reage com o DHBS e a  
4-aminoantipirina formando antipirilquinonimina. Esta produz uma cor vermelha de 
intensidade proporcional à quantidade de ácido úrico (Kit BioTécnica), e este foi 
expresso em mg/dL de hemolinfa. 
 
4.2.4 Glicogênio 
O glicogênio foi extraído conforme o método de Van Handel (1965) e 
quantificado como glicose, após hidrólise ácida em HCl e neutralização com Na2CO3, 
através do método da glicose oxidase, com uso de kit comercial da BioTécnica. O 
glicogênio foi expresso em mg/g de peso úmido. 
 
4.2.5 Balanço Oxidativo 
Os tecidos foram homogeneizados, com uso de Turrax, em solução de tampão 
fosfato (20mM) contendo um inibidor de proteases em uma concentração final de 1mM 
de fenil metilsulfonil fluoridre (PMSF), em uma proporção de 1g de tecido para 5ml de 
tampão. O homogeneizado foi centrifugado (SORVALL RC-5B) a 3000xrpm por 
10min à 4ºC. Após a centrifugação o sobrenadante foi separado em alíquotas em 
microtubos de acordo com cada procedimento.  
1) Dosagem de proteínas totais: Foram quantificadas, no homogeneizado, através da 
reação de íons cobre com as ligações peptídicas das proteínas (mg/mL de meio), em 
um meio de reação alcalino, formando um líquido de coloração púrpura (Kit 
Biotécnica). A mesma técnica foi utilizada para determinar os níveis de proteínas 
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totais nos tecidos (mg/g de peso úmido) que não foram homogeneizados para 
análise de balanço oxidativo. 
2) Superóxido dismutase (SOD): A determinação da SOD foi baseada na inibição da 
reação do radical superóxido com a adrenalina. Visto que não é possível determinar 
a concentração da enzima nem sua atividade pela análise de substrato consumido ao 
longo do tempo, considera-se que uma unidade de SOD é definida como a 
quantidade de enzima que inibe em 50% a velocidade de redução do detector 
(adrenalina). A oxidação da adrenalina leva à formação de um produto colorido, o 
adrenocromo. A atividade da SOD é determinada medindo a velocidade de 
formação do adrenocromo, observada a 480nm, em meio de reação contendo 
glicina-NaOH (50mM, pH 10) e adrenalina (1mM), e expressa em U/mg 
proteínas.min (Boveris & Cadenas, 1982).  
3) Glutationa S-transferase: Sua atividade foi determinada pela medida da 
conjugação do 1-cloro 2,4 dinitrobenzeno (CDNB) com a glutationa reduzida 
(GSH). A atividade produz um aumento nos valores da absorbância a 340 nm. A 
atividade da enzima é expressa como µmol de conjugado CNDB/mg proteínas.min 
(Boyland & Chasseaud, 1969). 
4) Medida de Lipoperoxidação: O material biótico foi incubado em um meio ácido e 
aquecido a temperaturas de 100°C, na presença de ácido tiobarbitúrico (TBA). A 
condensação de substâncias reativas ao TBA, forma produtos que podem ser 
mensurados a 535 nm. A concentração de TBARS foi expressa em µmoles/mg 






4.3 Análise dos dados 
 A normalidade dos dados foi analisada pelo teste de Kolmogorov-Smirnov, e 
para determinar diferenças entre as categorias de um mesmo tecido foi utilizado, para 
dados paramétricos, o teste ANOVA com complementar de Tukey, e para dados não 
paramétricos, o teste de Kruskal-Wallis com complementar de Dunn. Os resultados 
foram considerados significativamente diferentes para um p<0,05. Todos os testes 
foram executados no Bioestat 5.0. 
 
5. Resultados e Discussão 
Os valores de concentração de oxigênio observados não atingiram níveis 
considerados de hipóxia (<2mg/dL, segundo Bonvillain et. al, 2012), mas apresentaram 
flutuações ao longo do dia, principalmente no verão. O pH não apresentou variação ao 
longo do dia ou das estações do ano, e a temperatura da água variou pouco ao longo do 
dia, mas foi mais alta no verão (Tab.1). Era esperada uma menor concentração de 
oxigênio no verão, uma vez que as temperaturas mais elevadas diminuem a solubilidade 
do oxigênio na água (Hill et al., 2008; Moyes & Schulte, 2008). Porém, essa mesma 



















Temperatura (°C) 23,5 22,0 
 
16,9 16,7 
Concentração de Oxigênio 
(mg/L) 
4,59 10,54  7,85 7,65 
 
Tab. 1 – Fatores abióticos da água, medidos no verão e no inverno. A tarde representa o momento em que 
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 Os níveis de glicose circulante observados em todas as estações (verão e 
inverno) assim como, para todas as categorias reprodutivas (F: fêmeas, M1: machos 
reprodutivos e M2: não reprodutivos) foram cerca de 10 vezes maiores que aqueles 
observados para espécies nativas de lagostins, Parastacus brasiliensis e P. defossus por 
Silva-Castiglioni et al. (2012) e para  P. brasiliensis promatensis por Pinheiro e Oliveira 
(2016B). 
Os níveis de glicose na hemolinfa tiveram um aumento no inverno, em fêmeas 
(p<0,01) e machos 2 (p<0,05). A hiperglicemia é uma resposta comum em muitos 
crustáceos que enfrentam hipóxia, sendo uma preparação para a demanda de glicose no 
metabolismo anaeróbio, e já foi observada em Procambarus clarkii (Bonvillain et al., 
2012; Bonvillain et al., 2015). Contudo, não foi observada uma diminuição nos níveis 
de oxigênio dissolvido na água o que nos permite sugerir um aumento da atividade 
alimentar/digestória, resultando assim, em uma maior disponibilidade de glicose 
circulante e maior captação deste monossacarídeo nos tecidos para ser usado na síntese 
de glicogênio. Cabe ressaltar que tal hipótese é reforçada pelos níveis mais elevados de 
glicogênio encontrados tanto nos quelípodos como nas brânquias, nestas mesmas 
categorias (fêmeas e machos 2) e neste mesmo período do ano. Valgas et al. (2016) 
mostram um maior grau de repleção gástrica no inverno, em fêmeas e machos-2 desta 
mesma espécie, coletados no mesmo local deste estudo, reforçando nossa hipótese. 
Já os machos 1 (reprodutivos) mostraram uma manutenção dos níveis glicose na 
hemolinfa e glicogênio no quelípodo quando comparamos as médias obtidas para os 
meses de verão e de inverno. Podemos assim observar que fêmeas e machos 2 (não 
reprodutivos) se comportam de maneira semelhante, apresentando altos níveis de 
glicose hemolinfática e de glicogênio no músculo dos quelípodos; assim, as fêmeas e os 
machos 2 manteriam um alto grau de atividade exploratória do hábitat para obtenção de 
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alimento e alocação destes nutrientes para sustentarem o pico reprodutivo observado no 
verão. Valgas et al. (2016) mostram que a reprodução estende-se por todo o ano tendo 
um pico nos meses de verão, tendo estes autores encontrado um maior índice 
gonadossomático, um menor índice hepatossomáticoas, além de uma predominância de 
ovários maduros.  
 
 
      
                                   
Fig. 3 – Valores dos metabólitos circulantes na hemolinfa no verão e no inverno, representados como 
média±erro padrão. Colunas representadas com a mesma letra não diferem estatisticamente entre as 
categorias, sendo letras minúsculas = verão e letras maiúsculas = inverno. Colunas marcadas com 
asterisco diferiram estatisticamente entre verão e inverno. Foi considerado significante valores de p<0,05. 
A: Níveis de glicose circulante em mg/dL de hemolinfa. B: Níveis de lactato circulante em mmol/L de 





Parâmetros do metabolismo intermediário, como glicose, proteínas e diferentes 
tipos de lipídios são determinados pelo equilíbrio entre o anabolismo/catabolismo nos 
diferentes órgãos, por parâmetros da capacidade de digestão/absorção através do trato 
gastrointestinal e por parâmetros de excreção através do sistema excretor (Silva-
Castiglioni et al., 2015). Segundo os mesmos autores, os nutrientes e metabólitos 
hemolinfáticos ou sanguíneos têm valor comprovado como marcadores diretos e 
efetivos para a estimativa do estado nutricional de aves, peixes, mamíferos, crustáceos e 
outros animais. Estes marcadores também podem ser uteis para a avaliação da 
associação entre o estado nutricional e a atividade alimentar em lagostins (Silva-
Castiglioni et al., 2012; Pinheiro & Oliveira, 2016B). 
Os níveis de lactato circulantes não diferiram entre as categorias, apresentando 
níveis altos em ambas as estações, mas tendendo a aumentar no inverno e mostrando 
diferença estatística somente nos machos 1 (p<0,01) nesta estação (Fig. 3B). Os níveis 
de lactato variaram entre 10 e 16 mmol/L nestes animais sendo de 3 a 5 vezes maiores 
que aqueles observados em Parastacus defossus e P. brasiliensis, respectivamente, 
quando submetidos à hipóxia ambiental por 8h (Silva-Castiglioni et al., 2010), mas 
semelhante aos observados por Pinheiro e Oliveira (2016B) para P. brasiliensis 
promatensis coletados em meio hipóxico.  
Altos níveis de lactato estão associados com a utilização de metabolismo 
anaeróbico, que pode ser uma resposta à hipóxia, como demonstrado para vários 
crustáceos, incluindo Procambarus clarkii (Mauro & Thompson, 1984; Bonvillain et 
al., 2012; Bonvillain et al., 2015). Adicionalmente, segundo Bonvillain et al. (2012), o 
lactato pode atuar aumentando a afinidade da hemocianina por oxigênio. Logo, a 
capacidade de manter níveis altos de lactato na hemolinfa confere ao animal melhores 
condições para resistir à hipóxia. A partir dos achados para os níveis de oxigênio 
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dissolvido na água que apresentaram valores médios ao redor de 7,7 mg de O2/L em 
todo período de estudo podemos supor que os animais não estavam sujeitos à hipóxia no 
ambiente de coleta, logo, outros fatores poderiam estar causando esse incremento nos 
níveis de lactato. Por exemplo, Fanjul-Moles et al. (1998) demonstraram que a alta 
incidência de luz e fotoperíodo longo causam aumento dos níveis de lactato em 
Procambarus clarkii e P. digueti em condições laboratoriais. Além disso, mesmo em 
ambientes hipóxicos, P. clarkii poderia ser capaz de evitar a acumulação de lactato 
através de algumas adaptações. Uma delas é o fato de tricobrânquias não colapsarem no 
ar, logo, o animal pode suplementar sua oxigenação saindo totalmente ou parcialmente 
da água e usar o ar como fonte de oxigênio por um período de tempo (McMahon & 
Wilkes, 1983; McMahon & Stuart, 1999). Também é reportado que a presença de 
macrófitas pode criar microambientes com concentração de oxigênio mais elevada 
(Miranda et al., 2000; Bunch et al., 2010), o que em conjunto poderia determinar apenas 
esta tendência ou pequeno incremento dos níveis de lactato observado neste estudo nos 
meses de inverno. 
Não houve variação significativa dos níveis de ácido úrico circulante entre as 
estações, mas, no verão, estes foram maiores nos machos 2 quando comparados com os 
machos 1 (p<0,05) (Fig. 3C). A manutenção de níveis altos de ácido úrico circulantes 
pode conferir uma maior resistência à hipóxia, uma vez que atua como um antioxidante 
não-enzimático e aumenta a afinidade da hemocianina por oxigênio (Morris et al., 
1985).  
Valores extremamente baixos de glicogênio no verão, tanto no músculo dos 
quelípodos como nas brânquias em fêmeas e machos 1 (reprodutivos) reforçam a 
hipótese de Valgas et al. (2016) de ocorrência do pico reprodutivo nos meses de verão; 
assim, os baixos níveis de glicogênio podem refletir uma alocação desses recursos para 
18 
 
as gônadas (fêmeas e machos) ou para sustentar atividade exploratória de procura de 
parceiras reprodutivas nos machos (Oliveira et al., 2007; Silva-Castiglioni et al., 2007, 
2012; Pinheiro & Oliveira, 2016). Já nos machos 2 (não reprodutivos), a diminuição 
deste polissacarídeo nesta mesma estação pode estar relacionada ao aumento de 
encontros e possíveis interações agonísticas com os machos reprodutivos (morfotipo 1). 
As reservas de glicogênio diferiram entre as categorias somente no inverno e nos 
músculos, sendo menores nos machos 1 e maiores nos machos 2 (p<0,05); e as fêmeas 
não diferiram de nenhum dos morfotipos de machos. As reservas de glicogênio 
aumentaram nas brânquias no inverno em todas as categorias (p<0,01) (Fig. 4 A e B) 
refletindo possivelmente, uma maior atividade alimentar como sugerido anteriormente. 
Cabe ressaltar também, que muitos trabalhos mostram que espécies escavadoras, 
resistentes à hipóxia, em geral apresentam maiores quantidades de glicogênio nos seus 
tecidos quando comparadas com espécies não escavadoras (Lawniczak et al., 2013; 
Silva-Castiglioni et al., 2010).  
As reservas de proteínas não diferiram entre os morfotipos em nenhuma das 
estações, mas foram sempre maiores nos músculos do que nas brânquias o que parece 
refletir características funcionais distintas entre estes tecidos. Sabe-se que o tecido 
muscular é composto principalmente de proteínas e é responsável pela provisão da força 
contrátil ao movimento (Hill et al., 2008; Moyes & Schulte, 2008). Sabendo que o 
estresse leva ao catabolismo de proteínas, como forma de suprir a elevada demanda 
energética da qual o corpo está necessitando (Sahib et al., 1984); sendo assim, um 
tecido de baixa taxa metabólica. Além disso, as reservas tenderam a aumentar nos 
músculos no inverno, mas apresentaram diferença estatística somente nos machos 2 
(p<0,01) (Fig. 4 C e D). O aumento de proteínas nos músculos de machos-2 nos meses 
de inverno, período que precede o pico reprodutivo da espécie (verão) pode estar 
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relacionado com a necessidade de, no período de reprodução, os animais terem de 
sustentar uma maior demanda metabólica em função do aumento da competição por 
alimento/território em consequência da presença de um maior número de machos 












Fig. 4 – Valores de metabólitos em brânquias (azul) e músculo do quelípodo (vermelho) no verão e no 
inverno, representados como média±erro padrão. Colunas representadas com a mesma letra não diferem 
estatisticamente entre as categorias, sendo letras minúsculas = verão e letras maiúsculas = inverno. 
Colunas marcadas com asterisco diferiram estatisticamente entre verão e inverno. Foi considerado 
significante valores de p<0,05. A: Níveis de glicogênio em mg/g de peso úmido em músculos do 
quelípodo B: Níveis de glicogênio mg/g de peso úmido em brânquias C: Níveis de proteínas totais em 





Já nas brânquias este padrão é invertido, onde os menores valores de proteínas 
totais são verificados no inverno, mas apenas os machos 1 apresentam uma redução 
significativa (p<0,05) em relação aos meses de verão, podendo relacionar-se ao 
incremento de lactato plasmático verificado nesta categoria e nesta estação do ano.  
Uma quantidade proporcionalmente maior de proteínas nos tecidos quando 
comparada com o glicogênio podem indicar que P. clarkii tem uma dieta baseada no 
consumo de proteínas principalmente no verão e de carboidratos no inverno quando 
consideramos os valores de glicose na hemolinfa e de glicogênio nos tecidos estudados. 
Os altos níveis de glicose circulante (20mg/dL até 140mg/dL), aliados a pouca variação 
de proteínas totais nos tecidos estudados sugerem que estes animais exploram uma dieta 
a base de carboidratos. Concentrações similares de glicose hemolinfática foram 
observadas no caranguejo do estuário Neohelice granulata mantido por 15 dias com 
uma dieta rica em carboidratos (Kucharski & da Silva, 1991 e Oliveira & da Silva, 
1997). Esta associação é reforçada pelo hábito alimentar desta, visto que Procambarus 
clarkii é um animal de comportamento agressivo com hábito alimentar onívoro 
detritívoro, podendo se alimentar de detritos microbianos, macroinvertebrados 
bentônicos e planctônicos, algas, plantas suculentas, peixes e larvas de anfíbios (Huner 
et al., 1995; Barbieri et al., 2000; Loureiro et al., 2015A). 
A atividade da superóxido dismutase (SOD) foi mais elevada nas brânquias das 
fêmeas no verão (p<0,01), e no inverno as brânquias das fêmeas e dos machos 1 
apresentaram atividades maiores que aquelas verificadas em machos 2 (p<0,01). Nos 
músculos, machos 2 apresentaram as maiores atividades no verão (p<0,01). No inverno, 
os machos 1 apresentaram as maiores atividades, as fêmeas um nível de atividade 
intermediário e os machos 2 as menores atividades (p<0,01). No inverno, fêmeas e 
machos 1 tiveram um aumento e machos uma diminuição da atividade em ambos os 
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tecidos. (Fig. 6A e B). A enzima GST também apresentou maior atividade nas 
brânquias de fêmeas (p<0,05) (exceto na comparação com machos-2 no verão) e nos 
músculos do quelípodo dos machos 2 em ambas as estações (p<0,01). A enzima 
aumentou sua atividade no inverno em todos os tecidos de todas as categorias (p<0,05), 
exceto nos músculos do quelípodo de machos 2. (Fig. 6B e C).  
 Para todos os parâmetros de balanço oxidativo analisados (SOD, GST e 
TBARS) (Fig.6), o tecido branquial sempre tende a ter valores maiores que aqueles 
verificados para o tecido muscular do quelípodo; tal perfil de resposta deve estar 
associado ao papel fisiológico deste órgão, visto que o epitélio branquial é responsável 
pela respiração, eliminação de nitrogênio excretado, osmoregulação e outras funções 
diretamente relacionadas com a sobrevivência do animal (Hill et al., 2008; Moyes & 
Schulte, 2008); estando em contato direto com o meio ambiente e podendo assim 
refletir de forma direta alterações na qualidade da água (Hochachka et al., 1970; Almar 
et al., 1988; Jewell et al., 1989; Meng et al., 2013). Além deste perfil, também 
observamos um incremento da atividade da SOD (fêmeas e machos 1) e GST (fêmeas, 
machos 1 e 2) nos meses de inverno neste tecido onde, como já suposto, os animais 
parecem incrementar sua atividade exploratória no habitat possivelmente visando a 
alimentação; não podemos descartar também, a ocorrência de uma alteração na 
qualidade da água ou em interações bióticas. A atividade das enzimas estudas (SOD e 
GST) apresentam um claro padrão de variação estacional como já verificado para outros 
crustáceos de ambiente límnico por Braghirolli et al., (2016) em anfípodos e por, 












Fig. 6 – Resultados das análises de balanço oxidativo em brânquias (azul) e músculo do quelípodo 
(vermelho) no verão e inverno, representados como média±erro padrão. Colunas representadas 
com a mesma letra não diferem estatisticamente entre as categorias, sendo letras minúsculas = 
verão e letras maiúsculas = inverno. Colunas marcadas com asterisco diferiram estatisticamente 
entre verão e inverno. Foi considerado significante valores de p<0,05. A: Atividade da superóxido-
dismutase (SOD) em músculo de quelípodo, em U/mg proteína.min, sendo U = a quantidade de 
enzima que inibe em 50% a velocidade de redução do detector (adrenalina). A: Atividade da 
superóxido-dismutase (SOD) em brânquias, em U/mg proteína.min, C: Atividade da glutationa S-
transferase (GST) em músculo de quelípodo em µmol/mg proteína.min. D: Atividade da glutationa 
S-transferase (GST) em brânquias em µmol/mg proteína.min. E: Níveis de TBARS em músculo de 
quelípodo em µmol/mg proteína, representando o dano por lipoperoxidação. F: Níveis de TBARS 




Já foi demonstrado aumento das atividades de enzimas antioxidantes em outros 
crustáceos em situações de hipóxia, como em Litopenaeus vannamei (Parrilla-Taylor & 
Zenteno-Savín, 2011), Neohelice granulata (Oliveira et al., 2005), Niphargus 
rhenorhodanensis (Lawniczak et al., 2013) e Parastacus brasiliensis promatensis 
(Pinheiro & Oliveira, 2016B). Também, Fanjul-Moles et al. (2003) e Pinheiro e 
Oliveira (2016B) mostraram que há um efeito do fotoperíodo na atividade dessas 
enzimas.  
Para o epitélio branquial os níveis de TBARS observados não diferiram entre os 
morfotipos, mas diminuíram no inverno nas brânquias de fêmeas (p<0,01) e machos 2 
(p<0,01) (Fig. 6E e F). Esta diminuição dos níveis de TBARS nas brânquias no inverno 
pode estar associada ao aumento das defesas enzimáticas (SOD e GST) e manutenção 
de altos níveis de ácido úrico circulante (Fig. 3C) nesse período. Esta não diferença 
significativa entre os morfotipos (fêmas, machos 1 e 2)  também foi observada no 
músculo do quelípodo, e apesar de também verificarmos níveis menores de TBARS nos 
meses de inverno, não houve variação estacional significativa. Este padrão de resposta 
pode refletir o fato de este tecido estar em menor contato com o ambiente e ser um 
tecido sujeito a metabolismo anaeróbio podendo assim, ter um sistema antioxidante 
mais efetivo. Hill et al. (2008) afirmam que, no músculo, o ATP é produzido por três 
mecanismos principais: pela transferência do fosfato de alta energia da creatina para o 
ADP; pela glicólise e pela fosforilação oxidativa. Cabe ressaltar também que outras 
enzimas do sistema antioxidante não foram determinadas (p.ex. catalase, 
peroxirredoxinas, glutationa redutase e glutationa peroxidase) assim como, as defesas 
não enzimáticas teciduais (p.ex. glutationa, ácido úrico, melatonina e outras moléculas 
de baixo peso molecular).  
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O comportamento escavador da espécie em estudo parece ser um importante 
fator que levou essa espécie a desenvolver mecanismos para resistir a variações em 
parâmetros ambientais, como por exemplo, à hipóxia. Isto também é observado em 
outros crustáceos de águas profundas e escavadores como em Niphargus 
rhenorhodanensis (Hervant et al., 1995; Lawniczak et al., 2013), Niphargus virei 
(Hervant et al., 1996), Parastacus defossus (Silva-Castiglioni et al., 2010, 2011). 
Cabe também ressaltar a capacidade rápida de crescimento, de amadurecimento 
rápido do sistema reprodutivo e o elevado número de prole desta espécie (Loureiro et 
al., 2015A). O alto grau dos níveis circulantes de lactato e glicose, da concentração de 
glicogênio nos tecidos, evidenciados pelos resultados deste trabalho e daquele 
desenvolvido por Valgas et al. (2016), além de níveis elevados de atividade das enzimas 
antioxidantes e capacidade de síntese de ácido úrico, uma molécula antioxidante, 
podemos assim supor que esta espécie tem uma alta plasticidade fisiológica frente a 
diferentes desafios ambientais e assim, pode tornar-se um invasor altamente competente 
no ambiente límnico de nosso país. Estudos futuros ampliando o conhecimento da 
capacidade fisiológica frente a estressores ambientais em situações controladas de 
laboratório tornam-se necessários. 
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